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RESUMEN 
El problema de la contaminación en los efluentes de agua de origen antropogénico es sin duda, 
uno de los aspectos más preocupantes de la degradación de los medios naturales por parte de 
la civilización contemporánea. Dentro de la contaminación del agua, uno de los contaminantes 
más importantes es el mercurio, metal con alta toxicidad, el cual es altamente biodisponible y 
de alta exposición en el ambiente. Éste metal presenta diferentes grados de toxicidad 
dependiendo de su estado de oxidación, así como sus efectos en el sistema nervioso, digestivo 
e inmunológico, pulmones, riñones, piel y ojos. 
Dentro de los efectos adversos de éste metal, el mercurio puede reducir la actividad 
enzimática de los organismos vivos, por lo cual, entre otras cosas, es de suma importancia su 
cuantificación. En este trabajo se estudió la inhibición de laccasa de Trametes versicolor por 
mercurio(II) en medio acuoso, tomando como base la evaluación de la cinética de Michaelis-
Menten en sistema acuoso, siguiendo la inhibición mediante espectroscopía UV-Vis, mediante 
la formación de cafeoquinona a partir de ácido cafeico, obteniendo como parámetros cinéticos 
una Km= 43 ± 6 µM y Vmax= 90 ± 3 µM s
-1, otros sutratos empleados durante esta prueba fueron 
catecol y ácido gálico, sin embargo la laccasa de Trametes versicolor muestra una mayor 
afinidad por ácido cafeico. 
Se probaron tres tiempos de contacto para el inhibidor, observándose una diferencia no 
significativa entre ellos, por lo cual el tiempo de incubación para los siguientes experimentos 
fue de 2 minutos. Para observar el efecto de los iones mercurio sobre la enzima se probaron 
concentraciones desde 0 a 4 mM de Hg(II), decreciendo los valores de Vmax al aumentar la 
concentración de mercurio(II). Con base a los valores calculados de Km se construyó una curva 
de inhibición observándose un máximo de inhibición de 45% a partir de 2mM. Por otro lado, 
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para la determinación de muestras sintéticas se construyó una curva de calibración con un 
intervalo linear de 0.05 a 0.7 mM, la cual posee un valor de R2= 0.9695. 
El electrodo serigrafiado de carbono se logró modificar empleando una solución de 
glutaraldehido al 2.5% mezclado con laccasa de Trametes versicolor. De igual manera que en 
los estudios espectrofotométricos se probaron varios sustratos (ácido cafeico, hidroquinona, 
catecol y ácido gálico) tendiendo la enzima una mayor afinidad por ácido cafeico, siendo sus 
parámetros cinéticos Km 47.8 ± 0.7 y su Vmax de 354.3 ± 1.6. Posterior a ello se cuantificó la 
actividad enzimática para concentraciones de 0 a 1000 µM, en este caso el tiempo de contacto 
para el electrodo modificado fue de 20 minutos. Con base a los valores de Vmax obtenidos se 
construyó una curva de inhibición con un porcentaje máximo de inhibición de 95%. Posterior a 
ello se realizó una curva de calibración con un intervalo lineal de 0 a 0.8 µM con una R2= 
0.9956, mientras que su límite de detección es de 0.0729 µM. 
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ANTECEDENTES 
Contaminación del agua por mercurio 
 
Las masas receptoras de agua han sido incapaces, por sí mismas, de absorber y neutralizar la 
carga de contaminante que se produce. Como consecuencia de esto, en numerosas ocasiones 
pierden aquellas condiciones mínimas que les son exigidas para su racional y adecuado 
aprovechamiento como agua potable, uso industrial, agricultura, recreativa [1], fuentes de 
abastecimiento de agua, como vías de transporte o aún como fuentes de energía. 
Cualquier cambio físico, biológico o químico en la calidad de agua que produzca efectos 
adversos en los organismos vivos o haga el agua no apta para los usos deseados puede ser 
considerado como contaminación [2].  
Existen diversos contaminantes que se pueden encontrar en estos tipos de agua residual, tales 
como elementos traza metálicos, combinaciones metal-orgánica, inorgánicos, radio núcleos, 
alta demanda bioquímica de oxígeno, contaminantes orgánicos traza, pesticidas, carcinógenos, 
patógenos [3], variando la naturaleza de cada uno de ellos. 
Algunos iones metálicos se encuentran en forma natural en la corteza terrestre. Estos se 
pueden convertir en contaminantes si su distribución en el ambiente se altera mediante 
actividades humanas. [4, 5]. Además, la inadecuada disposición de residuos metálicos también 
ha ocasionado la contaminación del suelo, agua superficial y subterránea y de ambientes 
acuáticos. Junto con las demás sustancias tóxicas en los desechos industriales, los metales 
tóxicos están considerados como uno de los principales contaminantes en el medio ambiente, 
ya que tienen un efecto significativo sobre su calidad ecológica. Los iones metálicos, aún en 
cantidades muy bajas, pueden llegar a ser tóxicos debido a su alta biodisponibilidad; ya que se 
acumulan en órganos blandos y persisten allí por muchos años.  
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La mayoría de los metales de transición son tóxicos para los organismos vivos, ya sean plantas 
o animales, por lo cual un exceso de ellos en el ambiente puede causar un descontrol en el 
equilibrio ecológico y en el metabolismo de los seres vivos. Dentro de los iones metálicos con 
alta toxicidad se encuentra el mercurio, el cual es altamente biodisponible y de alta exposición 
en el ambiente.  
El ciclo del mercurio es el flujo continuo del mercurio en la atmósfera, tierra y agua, se basa en 
el comportamiento de este metal en los tres diferentes medios, las reacciones químicas que 
presentan, parámetros de transporte y su destino final (Fig. 1). El ciclo del mercurio se va a ver 
afectado en función del ciclo global natural, el ciclo global perturbado por la actividad humana, 
fuentes regionales de mercurio y fuentes locales de mercurio. 
El mercurio existe en tres estados de oxidación; metálico (Hg°), mercuroso (Hg+) y mercúrico 
(Hg2+) [6, 7]. Estas formas difieren en el grado de toxicidad y los efectos en el sistema nervioso, 
digestivo e inmunológico, así como en pulmones, riñones, piel y ojos [8,9].  El mercurio se 
encuentra de forma natural en la corteza terrestre, siendo liberado al ambiente mediante 
actividad volcánica, erosión de rocas y por actividad humana; esta última es la mayor causa de 
emisión, principalmente en las centrales eléctricas de carbón, quema de carbón, procesos 
industriales, incineración de desechos y extracción de mercurio, oro y otros metales [10]. 
La mayor parte del mercurio presente en el medio ambiente (exceptuando la atmósfera) se 
encuentra en forma de sales mercúricas inorgánicas y compuestos organomercuriales. Así los 
compuestos más comunes del mercurio son: especies inorgánicas de Hg(II), HgCl2, Hg(OH)2 y 
HgS; los compuestos de metilmercurio CH3HgCl y CH3HgOH; y en menores proporciones, otros 
organomercuriales como dimetilmercurio o difenilmercurio [11]. 
Los compuestos de mercurio suelen permanecer en fase acuosa como moléculas o disociadas, 
dando lugar a valores bajos de solubilidad. Las especies organomercuriales no son solubles en 
agua a menos que presenten grupos polares que pueden interaccionar por puente de 
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hidrógeno con el agua [12]. Por otro lado, las especies inorgánicas presentan diferentes 
solubilidades dependiendo del contra-ion que presenten. 
 
 
Figura 1. Ciclo biogeoquímico del mercurio en diferentes ambientes (agua, aire, suelo) 
 
La manera en que el mercurio regresa a la superficie de la tierra no ha sido dilucidado 
completamente, se cree que el mercurio atmosférico se transforma en mercurio soluble 
principalmente por la oxidación del mismo, depositándose por medio de la lluvia, 
conservándose ahí y en los sedimentos como metilmercurio [13]. 
El mercurio se puede biomagnificar de manera rápida, presentando altas concentraciones de 
este metal en los depredadores más altos de la cadena trófica en ambientes marinos, ya que 
Hg(II) puede unirse a las proteínas de los organismos de forma covalente. [14, 15] La 
exposición humana al mercurio se lleva a cabo principalmente por el contacto con vapores de 
mercurio e ingesta, en forma de metilmercurio o mercurio inorgánico [13]; produciendo 
efectos adversos en el organismo. En caso de una intoxicación aguda el mayor efecto adverso 
es directo para los riñones y el sistema nervioso central, así como efectos en el sistema 
gastrointestinal y respiratorio. Por otro lado, en intoxicaciones crónicas el daño se ve reflejado 
en sistema nervioso central, riñones, presencia de acrodinia (enfermedad eruptiva con 
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sensación de hormigueo, piel). No existe información completa para demostrar que el 
mercurio afecta los órganos reproductivos o produce cáncer, por lo cual la EPA lo clasifica en el 
grupo D, no clasificable como carcinogénico humano basado en datos inadecuados en 
humanos y animales [16].  
Métodos de cuantificación de metales 
 
Debido a los límites permisibles que establece la legislación ambiental (NOM-002-ECOL-1996, 
0.01 ppm Hg total; NOM-001-SEMARNAT-1996, 0.01 ppm), y a la existencia de normas con 
parámetros más estrictos para su detección (NOM-127-SSA1-1994, 0.001 ppm Hg) se 
requieren técnicas capaces de medir concentraciones de metales a nivel de trazas. Diversas 
técnicas de análisis han sido desarrolladas, como son la Espectrometría de Masas (ICP-MS), 
Análisis de Activación de Neutrones (AAN), Espectrometría de Absorción Atómica (EAA), y la 
Espectrometría de Emisión. Sin embargo, la mayoría de estas técnicas requieren tiempos 
largos de manipulación, instrumentos sofisticados y entrenamiento especial [17]. Además, 
estas técnicas no pueden ser utilizadas para monitoreo de rutina in-situ de un gran número de 
muestras. Por lo tanto, se requiere desarrollar sensores que resuelvan estos problemas, siendo 
las técnicas electroquímicas una posible solución debido a su rapidez de respuesta y su 
facilidad de transporte [18]. 
La electroquímica es una herramienta analítica poderosa y sensible, que puede ser empleada 
para el análisis cualitativo y cuantitativo. La utilidad de los métodos electroquímicos no 
proviene sólo de su sensibilidad a pequeñas cantidades y la sencillez de la instrumentación, 
sino también porque estos métodos se pueden utilizar para la detección y separación de 
especies iónicas [19]. 
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Aunque con la espectroscopia de absorción atómica (EAA) es posible detectar una mayor 
variedad de iones metálicos, la sensibilidad de los métodos electroquímicos es comparable. 
Otra ventaja del electroanálisis es su capacidad para determinar varios iones de metales 
simultáneamente con análisis rápidos e instrumentación de bajo costo [17, 20]. Además, la 
posibilidad de contar con instrumentos portátiles y compactos para el análisis y su bajo 
consumo de energía la hacen atractiva para el seguimiento in situ de trazas de metales [21]. La 
técnica analítica a ser empleada durante el proyecto será amperometría, la cual produce una 
corriente eléctrica a un potencial impuesto, proporcional a la concentración de la sustancia 
detectada. 
Electrodos serigrafiados 
 
En la actualidad es necesario el diseño y uso de técnicas analíticas que permitan realizar 
cuantificación in situ de una forma rápida y fiable. Años atrás los sensores electroquímicos 
comenzaron a ser populares empleando técnicas electroquímicas. Los sensores 
electroquímicos tienen la capacidad de brindar información continua del ambiente donde se 
encuentre [22], brindando sensibilidad y selectividad. Por otro lado, se ha buscado la 
miniaturización de sensores, así como integrar o evitar el proceso de pre tratamiento de las 
muestras con la finalidad de analizar volúmenes pequeños, una posible automatización del 
proceso, análisis rápidos y reproducibles [23]. Con base a las necesidades anteriores se 
desarrollaron electrodos pequeños, baratos y versátiles: los electrodos serigrafiados. 
Los electrodos serigrafiados son dispositivos construidos mediante la tecnología de 
serigrafiado, empleando diferentes tipos de tintas y sustratos plásticos y cerámicos [24, 25]. 
Un electrodo serigrafiado consta de un electrodo de trabajo, contraelectrodo, electrodo de 
pseudoreferencia, un substrato sólido en donde se colocan las tintas y los conductores (Fig. 2). 
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  Figura 2. Representación de un electrodo serigrafiado. 
 
En general existen dos tipos de electrodos serigrafiados, aquellos construidos con carbono y 
los basados en metales (oro, platino, etc.) [25], siendo los electrodos de carbono más 
empleados debido a su bajo costo, alta reproducibilidad, químicamente inertes y fáciles de 
modificar. 
Los electrodos serigrafiados de carbono, debido a su gran versatilidad, permiten ser 
modificados por diversas materiales, como nano partículas y materiales estructurales, 
sustratos, polímeros y biomoléculas [26], empleando diversas técnicas para su deposición en la 
superficie del sensor. 
Biosensores 
 
Un biosensor es un artefacto compuesto por dos elementos (Fig. 3) altamente asociados: 
 Bioreceptor. Elemento biológico sensible. Se encuentra inmovilizado y se encarga de 
reconocer al analito. Los anticuerpos y oligonucleótidos son ampliamente usados, sin 
embargo las enzimas son los bioreceptores más comunes en biosensores. 
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 Transductor. Es usado para convertir la señal de la interacción entre el analito y el 
bioreceptor a una señal electrónica.  
La intensidad de dicha señal es proporcional o inversamente proporcional a la concentración 
del analito [24]. Los transductores electroquímicos son usados comúnmente para desarrollar 
biosensores, su uso implica un bajo costo, dimensiones pequeñas y diseño sencillo. 
 
 
Figura 3. Esquema de un biosensor. 
La inmovilización de las enzimas es un paso importante en el diseño y reconocimiento del 
bioreceptor en los biosensores. Existen varias estrategias de inmovilización, dentro de las 
cuales se encuentran: adsorción, acoplamiento covalente, atrapamiento, entrecruzamiento o 
afinidad (Tabla 1). Inmovilizar correctamente las enzimas es un factor clave en la eficiencia del 
biosensor como robustez, reproducibilidad, sensibilidad y estabilidad de almacenaje. Este 
procedimiento debe mantener las propiedades de la biomolécula, como estructura, función y 
actividad. 
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Tabla 1. Ventajas y desventajas de algunos métodos básicos de inmovilización (Adaptado de 
[25, 27]) 
Método de 
inmovilización 
Naturaleza de 
enlace 
Ventajas Desventajas 
Adsorción Enlaces débiles Simple y sencillo 
Baja pérdida de actividad 
enzimática 
Desorción 
Adsorción no específica 
Enlace covalente Formación de 
un enlace 
químico entre 
grupos 
funcionales de 
la enzima y el 
soporte 
No hay barrera de 
difusión 
Estable 
Tiempo corto de 
respuesta 
Matriz no regenerable 
Enlaces con productos 
tóxicos 
Pérdida de actividad 
enzimática 
Atrapamiento Incorporación 
de la enzima 
con un gel o 
polímero 
No hay reacción química 
entre el monómero y la 
enzima que pueda afectar 
la actividad 
Muchas enzimas se 
pueden inmovilizar con el 
mismo polímero 
Barrera de difusión 
Filtración de la enzima 
Para 
electropolimerización se 
requiere de altas 
concentraciones de 
monómeros y enzimas 
Entrecruzamiento Enlace entre 
enzima y 
entrecruzador 
Sencillo Pérdida de actividad 
enzimática 
Afinidad Enlaces por 
afinidad entre 
grupos 
funcionales del 
soporte y la 
enzima 
Inmovilización controlada 
y orientada 
Requiere la presencia de 
grupos funcionales 
específicos 
 
 
Las enzimas son versátiles, eficientes y con actividad catalítica específica bajo condiciones 
suaves de reacción. La laccasa de Trametes versicolor presenta algunas ventajas sobre otras 
enzimas, como su capacidad de catalizar las reacciones de transferencia de electrones sin 
requerir cofactores adicionales y buena estabilidad [28]. 
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Figura 4. Métodos comunes de inmovilización en biosensores: (A) Enlace covalente, (B) 
Adsorción, (C) Atrapamiento, (D) Entrecruzamiento. 
Enzimas 
 
La vida depende de una serie de reacciones perfectamente acopladas, de las cuales, la mayoría 
de ellas se lleva a cabo tan lentamente que no podría existir la vida. El poder catalítico de las 
enzimas facilita procesos esenciales de la vida en todas las formas de vida, desde los virus al 
hombre [29]. 
Las enzimas son catalizadores proteicos que regulan y controlan la mayoría de los procesos en 
los organismos. Estas moléculas aumentan la velocidad de la reacción notablemente y 
presentan reactivos específicos (sustratos). Normalmente, las concentraciones de enzima son 
muy pequeñas en relación con el reactivo. Mientras que la velocidad de reacción se 
incrementa en presencia de una enzima, la energía total utilizada para formar el producto no 
cambia [30]. 
La variedad de nombres diferentes que habían sido utilizados para la misma enzima y el hecho 
de que algunas enzimas diferentes eran conocidas con el mismo nombre hicieron necesario el 
desarrollo de un sistema racional para su clasificación y nomenclatura. La Unión Internacional 
- - - -
+ + + +
A) B)
C) C)
Enzima
Sustrato
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de bioquímica ideó un sistema de clasificación que permite la identificación inequívoca de las 
enzimas en las reacciones que catalicen [31]. 
Los grupos principales y su definición son [32]: 
1. Oxidorreductasas. Son aquellas enzimas que catalizan las reacciones de 
oxidorreducción, o sea, la transferencia de electrones o sus equivalentes entre un 
donante y un aceptor. 
2. Transferasas. Catalizan la transferencia de un grupo químico entre un donante y un 
aceptor; se excluyen aquellas que transfieren electrones o sus equivalentes, pues 
pertenecen a la clase anterior, y aquellas en que el aceptor del grupo es el agua, pues 
pertenecen a la clase siguiente. 
3. Hidrolasas. Catalizan la ruptura de enlaces químicos con la participación de las 
moléculas del agua. 
4. Liasas. Catalizan reacciones en las cuales se produce la adición o sustracción de grupos 
químicos a dobles enlaces. 
5. Isomerasas. Catalizan la interconversión de dos isómeros. 
6. Ligasas. Catalizan la unión covalente de dos sustratos mediante la energía de hidrólisis 
de nucleósidos trifosfatados, generalmente el ATP. 
El estudio de las enzimas sigue siendo de gran importancia para el desarrollo científico, 
empleando estor productos biológicos en muchas aplicaciones industriales, como en la 
fabricación de bebidas y alimentos, así como  en la producción de detergentes, síntesis 
estereoespecífica, desarrollo de fármacos, remediación de ambientes contaminados y, como 
se menciona en este trabajo, sensores; sin dejar de lado las muchas otras aplicaciones. 
 
 
12 
Laccasa 
 
La laccasa  es una enzima multi-cobre presente de forma amplia tanto en plantas, hongos y 
bacterias [33], es una polifenol oxidasa con código EC 1.10.3.2. Esta enzima se relaciona con 
diversas funciones de dichos organismos, tales como síntesis de lignina y estructuras de 
protección (plantas); esporulación, degradación de lignina y patogénesis (hongos) [30,35].  
 
Figura 5. Fotografía de Trametes versicolor (Fuente: Galería de Beatrix M. Varga, internet) 
Las laccasas han sido estudiadas para posibles aplicaciones en industria papelera debido a su 
capacidad de degradación de lignina [36], así como el tratamiento de aguas residuales 
contaminadas con compuestos fenólicos [37]. Esta enzima tiene la capacidad de oxidar 
polifenoles, fenoles metoxi sustituidos, diaminas y otro tipo de compuestos [38]. 
En general las laccasas poseen un peso molecular entre 60-80 kDa y un punto isoeléctrico 
entre 4 y 7, dependiendo de la glicosilación. El centro activo de esta enzima, donde se lleva a 
cabo la transformación del sustrato mediante procesos redox, posee 4 átomos de cobre 
distribuidos en tres centros catalíticos:  
 Tipo 1, se encuentra ligada con una Cys y dos His, con fuerte absorción en la región 
visible Ɛ > 3,000 M-1 cm-1 a 600 nm, espectro de EPR con A|| <  95x10-4 cm-1. Es 
responsable por el intenso color azul de la enzima. 
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 Tipo 2 o centro normal, ligada con dos His, con absorción indetectable en UV, línea de 
EPR con forma típica correspondiente a complejos de Cu de bajo peso molecular.  
 Tipo 3  o centro binuclear acoplado, cada átomo de cobre ligado con tres His, 
absorción fuerte en el UV cercano con λmax = 330 nm, no hay señal de EPR, lo cual 
ocurre por el acoplamiento de dos iones cobre antiferromagnéticos [28, 39, 40]. 
Estos centros catalíticos se han caracterizado mediante resonancia paramagnética electrónica 
(EPR) y espectroscopia de UV-Visible [40, 41]. La laccasa tiene actividad sobre grupos orto- y 
para-difenol, aminofenoles, metoxifenoles, aminas aromáticas y ascorbato, con la reducción 
concomitante de oxígeno a agua [42]. 
Siendo una enzima oxido reductasa, la laccasa de Trametes versicolor posee sitios de Cu con 
potenciales redox definidos, Para cobre T1 y T3, algunas laccasas tienen un E°≈0.7-0.8 V. Para 
cubre T2 su potencial aparece en 0.4V [43]. 
 
 
Figura 6. Estructura del sitio activo multicobre en laccasa de T. versicolor [44]. 
El uso de laccasa de Trametes versicolor como elemento de reconocimiento en el desarrollo de 
biosensores ha permitido obtener mejoras en las propiedades fisicoquímicas de la enzima, 
pues comparado con la enzima libre la inmovilización de la misma suele dar como resultado 
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una mejor actividad y un decremento en la constante de Michaelis-Menten lo que implica una 
buena inmovilización en la elaboración de biosensores [45]. 
Las enzimas han sido el principal elemento de bioreconocimiento empleado en la modificación 
de sensores (biosensores) y, hasta ahora, continúa siendo base de diferentes publicaciones 
relacionadas a este campo debido a sus características catalíticas y su manipulación sencilla 
bajo condiciones suaves de trabajo; debido a estas características la laccasa de Trametes 
versicolor presenta ventajas para su uso en biosensores. 
La medición de la actividad enzimática y los efectos de inhibidores nos permiten un mejor 
conocimiento del catalizador biológico y sus posibles aplicaciones futuras. Existen ciertos 
compuestos orgánicos e inorgánicos que inhiben la actividad enzimática, como Mn2+, Hg2+, 
Co2+, y Cd2+, sulfatos, nitratos y cloruros, ácidos grasos, agentes con grupos sulfhidrilo, 
detergentes cuaternarios de amonio, cisteína  [46, 47, 48]. 
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JUSTIFICACIÓN 
Los estudios de calidad de las cuencas hidrológicas han adquirido gran interés en las últimas 
décadas, debido al incremento de población en sus riberas, el creciente grado de 
industrialización y los aportes del sector primario que se presentan. La importancia que tiene 
el estudio de metales en aguas y sedimentos está dada por sus características: elevada 
toxicidad, alta persistencia y rápida acumulación por los organismos vivos. La investigación de 
la presencia de metales, permite conocer las rutas de contaminantes y su interacción con otras 
sustancias presentes [49]. El aporte de información contribuye al diagnóstico de cada cuenca y 
por consiguiente a facilitar la toma de decisiones en proyectos posteriores, sobre todo en 
decisiones de carácter gubernamental. 
El buscar nuevos métodos para determinar metales en concentraciones bajas o traza son 
nuevas rutas de estudio y retos que se deben enfrentar debido a la gran complejidad que el 
problema de contaminación ha provocado, así como al impacto ambiental negativo y los daños 
a la salud generados.   
Así para poder resolver estos problemas, en este trabajo se plantea la utilización de electrodos 
serigrafiados de carbono modificados enzimáticamente con laccasa de Trametes versicolor, 
para  poder realizar la cuantificación de mercurio(II) en solución acuosa cuando se tienen 
concentraciones traza. Este tipo de electrodos tiene un rango de sensibilidad muy alto, puede 
ser usado in situ y es una técnica de bajo costo, comparado con las técnicas analíticas  clásicas 
en el análisis de metales, como Absorción Atómica, Espectrometría de emisión acoplada a 
plasma y Cromatografía de iones; en donde las técnicas requieren de  equipos más sofisticados 
e insumos de alto valor comercial.  
 
16 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
HIPÓTESIS 
Es posible lograr la cuantificación de mercurio(II) en solución acuosa, empleando electrodos 
serigrafiados modificados con laccasa de Trametes versicolor como  sistema de reconocimiento 
biológico. 
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OBJETIVOS 
Objetivo general 
 
Desarrollar un biosensor serigrafiados modificado con laccasa de Trametes versicolor de 
Trametes versicolor para la cuantificación electroquímica de mercurio(II) en solución acuosa. 
Objetivos particulares 
 
1. Obtención de parámetros cinéticos para laccasa de Trametes versicolor.  
2. Desarrollar  un electrodo modificado enzimáticamente, empleando laccasa de 
Trametes versicolor. 
3. Obtención de parámetros cinéticos para laccasa de Trametes versicolor inmovilizada. 
4. Estudiar el comportamiento electroquímico del mercurio(II) con el electrodo 
modificado.  
5. Determinar las condiciones óptimas de cuantificación.  
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MATERIALES Y MÉTODOS 
Estudios espectrofotométricos 
 
Laccasa de Trametes versicolor (EC 1.10.3.2), con actividad de 13.6 U/mg, de Sigma, acetato de 
sodio trihidrato (JT Baker), ácido acético glacial (Laboratorios Lutz, México) 60.05%; ácido 
caféico, ácido gálico y catecol (Fluka); etanol (Sigma-Aldrich) grado HPLC, Hg(NO3)2 de Sigma 
Aldrich; agua desionizada obtenida de equipo MilliQ.  
 
Análisis cinéticos 
La laccasa de Trametes versicolor (10 µg mL-1) fue incubada por separado con cada uno de los 
sustratos evaluados (ácido caféico, catecol y ácido gálico) a temperatura ambiente, en 
concentraciones que varían de 0 a 250 µM para ácido caféico y de 0 a 1400 µM para catecol y 
ácido gálico, para cada caso se siguió el aumento en la concentración del producto de reacción 
(cafeoquinona, o-quinona y ácido gálico oxidado ) a 410, 390 y 385 nm respectivamente; 
empleando para su medición un espectrofotómetro Perkin Elmer Lambda 20. Todos los 
experimentos se realizaron en buffer de acetatos 0.1 M y pH = 4.5. 
Inhibición enzimática 
Para determinar el efecto de los iones mercurio en la actividad enzimática se evaluó el tiempo 
de incubación y la concentración del inhibidor.  
Tiempo de incubación 
La enzima (laccasa de Trametes versicolor, [10 µg mL-1]) fue incubada a una concentración de 
iones Hg(II) de 2 mM durante tres diferentes tiempos (2, 5 y 10 min) en un medio de buffer 0.1 
M de  acetatos pH = 4.5. Después de este procedimiento realizado a temperatura ambiente, se 
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adicionaron concentraciones de 0 a 250 µM de ácido caféico como sustrato, con la finalidad de 
probar la actividad enzimática.  
Concentración de inhibidor  
El efecto de la concentración de Hg(II) sobre la actividad enzimática fue evaluado variando las 
concentraciones del ion metálico durante el proceso de incubación (0.001 a 4 mM de Hg(II)) 
colocándose a 2 minutos de contacto.  La actividad residual de la enzima se probó agregando 
ácido caféico en concentraciones  de 0 a 250 µM. 
 
Modificación del sensor 
Para la modificación del sensor se emplearon electrodos serigrafiados, con una conformación 
de tres electrodos, siendo el electrodo de trabajo y contraelectrodo impresos en tinta de 
carbono, mientras que el pseudoelectrodo de referencia en tinta de plata-cloruro de plata 
(Ag°/AgCl).  
El método de inmovilización de la enzima se llevó a cabo mediante un proceso de reticulado, 
usando para este fin glutaraldehido como reticulante, y temperatura (40 °C) durante 20 h. Se 
colocan 5µL de la solución de glutaraldehido (2.5%) y enzima (4µg/µL) sobre el electrodo de 
trabajo, posterior a ello se colocan a temperatura bajo las condiciones antes mencionadas. 
Caracterización electroquímica  
Se colocaron 5 mL de buffer de acetatos (0.1 M, pH = 4.5)[50] en una celda termostatada 
(30°C) a la cual se le adicionaron 100 µL [100 mM] de hidroquinona, se agitó por 30 s y 
posteriormente se realizó un barrido de potencial desde -800 a 1000 mV comenzando con la 
oxidación del sustrato y una posterior reducción electroquímica usando un potenciostato - 
galvanostato BASi Epsilon. 
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Determinación de constantes cinéticas  
En una celda termostatada (30°C) se colocaron 5 mL de buffer de acetatos (0.1 M, pH = 4.5), 
imponiendo un potencial de -300 mV. Se adicionaron alícuotas de ácido caféico, hidroquinona, 
catecol y ácido gálico, cada sustrato por separado, a diferentes concentraciones con el fin de 
observar el comportamiento cinético del sensor para cada sustrato. Se empleó un detector 
amperométrico BAS LC-4C.  
Las constantes cinéticas fueron obtenidas mediante el procesamiento de los datos 
experimentales, utilizando el software OriginPro 2016 con el modelo de Michaelis-Menten. 
Estas constantes cinéticas se evalúa siguiendo la reducción de los productos de la reacción 
enzimática formados por la laccasa de Trametes versicolor a diferentes concentraciones de 
cada uno de ellos. 
Determinación  de mercurio(II) con el biosensor  
Todos los sensores se modificaron con laccasa de Trametes versicolor (4 µg, 0.054 UE). Cada 
sensor fue incubado a concentraciones diferentes de iones Hg(II) (0.2 a 1000 µM) durante 20 
minutos como tiempo de contacto en un medio de buffer 0.1 M de  acetatos pH = 4.5 para 
todos los casos. Después de este procedimiento realizado a temperatura ambiente, se colocó 
cada sensor en una celda termostatada (30° C) agregando alícuotas de ácido cafeico 
aumentando la concentración de 0 a 3166 µM, con la finalidad de probar la actividad 
enzimática después de la inhibición.  
Con los valores de Vmáx obtenidos del experimento anterior se construirá la curva de inhibición, 
de la cual será tomada la parte lineal para desarrollar una curva de calibración posterior. 
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CAPÍTULO 2 
 
ESTUDIO ESPECTROFOTOMÉTRICO DE 
LACCASA DE TRAMETES VERSICOLOR 
PARA DETERMINACIÓN DE PARÁMETROS 
CINÉTICOS E INHIBICIÓN ENZIMÁTICA 
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ESTUDIO ESPECTROFOTOMÉTRICO DE LACCASA DE TRAMETES 
VERSICOLOR PARA DETERMINACIÓN DE PARÁMETROS CINÉTICOS 
E INHIBICIÓN ENZIMÁTICA 
Introducción 
Las enzimas representan un tipo especial de catalizador homogéneo. Se caracterizan por ser 
proteínas grandes capaces de incrementar altamente las velocidades de reacción en 
condiciones de reacción suaves, las cuales muestran una especificidad y capacidad de 
regulación muy alta [51] en donde la especificidad es dada por la estructura de la enzima (sitio 
activo) para llevar a cabo las rutas metabólicas [52]. 
La cinética enzimática es la disciplina que estudia cómo se llevan a cabo las reacciones 
enzimáticas, la velocidad de transformación y la influencia de las condiciones ambientales en el 
proceso de la reacción [53]. La función de desarrollar un modelo cinético es conocer los 
factores experimentales que determinan la respuesta del sensor, para determinar la 
concentración del analito, sustrato y su respuesta. [54] 
Una reacción enzimática se lleva a cabo mediante la formación de un complejo formado entre 
la enzima y el sustrato [55], así tomando en cuenta los paso de la reacción enzimática (Figura 
7) se puede obtener que el grado de reacción total está dado por las reacciones individuales. 
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Figura 7. Ejemplos de reacciones enzimáticas, a) con un solo sustrato, b) con dos sustratos.  
Para entender la acción de la enzima es necesario estudiar la velocidad de la reacción y el 
estudio de la velocidad de la reacción, así como la relación de la cantidad disponible del 
sustrato. Michaelis y Menten publicaron un artículo [56] en el cual establecen la relación entre 
la velocidad de una reacción enzimática y la concentración del sustrato de acuerdo con la 
ecuación: 
   
    [ ]
   [ ]
      [1] 
En donde Vo es la velocidad de reacción a una concentración de sustrato dada, Vmax se refiere 
a la velocidad máxima de transformación de la enzima, [S] es la concentración de sustrato y Km 
es la constante de Michaelis-Menten [57], su valor corresponde a la concentración de sustrato 
en la que la velocidad de reacción es la mitad del máximo (Figura 8 a). 
La velocidad de reacción aumenta a medida que la concentración del sustrato incrementa con 
tendencia a alcanzar un máximo [58] de acuerdo con la Ecuación 1, es en ese momento 
cuando la enzima se encuentra saturada, es decir que todos los sitios activos están ocupados. 
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En 1934, Hans Lineweaver y Dean Burk describieron una modificación de la ecuación de 
Michaelis-Menten [59] (Ecuación 2). En la representación gráfica de esta nueva ecuación, la 
función de 1/Vo contra 1/[S] es una línea recta (Figura 8 b), donde la intersección con el eje x 
es 1/Vmax, mientras que la pendiente representa Km/Vmax [60]. 
 
  
 
  
    
  
 
[ ]
 
 
    
    [2] 
El análisis de datos experimentales mediante la regresión de Lineweaver-Burk se convirtió en 
una herramienta útil para calcular los parámetros cinéticos enzimáticos. Actualmente gracias a 
los softwares computacionales se ha facilitado el uso de la ecuación de Michaelis-Menten para 
el  cálculo de valore precisos de Km y Vmax, sin embargo, el diagrama de Lineweaver-Burk se 
mantiene útil para corroborar el comportamiento enzimático y el estudio del efecto de 
inhibidores enzimáticos. 
 
 
Figura 8. a) Representación gráfica de la velocidad de una reacción enzimática donde se 
puede observar los parámetros básicos de la ecuación de Michaelis-Menten. b) Diagrama de 
Lineweaver-Burk, observándose los parámetros cinéticos a partir de los recíprocos de 
velocidad y concentración de sustrato. 
 
 
a) b)
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Resultados
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Discusión general 
Al mezclar laccasa de Trametes versicolor en solución con ácido caféico se mide la cantidad de 
cafeoquinona generada por la reacción de oxidación (Figura 9). En los primeros tiempos de 
reacción, la concentración de producto se ve aumentada notoriamente ya que la reacción 
enzimática es rápida debido a que la enzima está libre, pero este incremento disminuye, 
llegando a cero la velocidad de reacción cuando se ha llegado al equilibrio, es decir, la 
concentración de producto se mantiene constante. 
 
Figura 9. Oxidación de ácido cafeico a cafeoquinona catalizada por laccasa de Trametes 
versicolor. 
 
O2 2H2O
Laccasa de Trametes versicolor
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La determinación de estas constantes cinéticas se basa en la capacidad de medir la velocidad 
inicial de la reacción enzimática LTv-ácido caféico, así pues las velocidades de reacción están 
dadas por la pendiente de cada curva, que se encuentra en los primeros instantes de 
formación de producto. Este comportamiento se ajusta a una función lineal donde la 
concentración inicial se ha convertido a producto. 
En la Figura 1b del artículo se muestra el gráfico de la velocidad inicial en función de la 
concentración de sustrato y se observa que los datos experimentales se ajustan bien al modelo 
cinético de Michaelis-Menten por lo tanto podemos decir que reacción de oxidación de ácido 
caféico catalizada por LTv se lleva a cabo de la siguiente forma: 
                                                              [3] 
 
La constante de Michaelis es una relación entre las constantes de la Ecuación [1] y viene dada 
por: 
    
      
  
         [4] 
Entonces a partir del modelo de Michaelis-Menten es posible conocer los parámetros cinéticos 
Vmax y Km. Conocer la contante de Michaelis es importante ya que a menores valores de Km la 
reacción de formación de producto se ve favorecida, por lo cual la afinidad que presentan los 
sustratos probados de manera experimental es mayor en la siguiente manera: Ácido caféico > 
Catecol > Ácido gálico.   
Inhibición de LTv con Hg(II) 
La reacción de oxidación de ácido caféico catalizada con LTv se inhibió con concentraciones de 
Hg(II) de 0.01, 0.05 0.1, 0.5, 2, 3 y 4 mM y los resultados se muestran en la Figura 3a del 
artículo. Se observa que la reacción enzimática se ve inhibida con la presencia de iones 
mercurio. Esta inhibición por iones metálicos puede darse por tres mecanismos [61]: 
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a) Oxidación de residuos de aminoácidos que contienen tiol, por iones metálicos. 
b) Pérdida de la estructura terciaria de la proteína debido al desdoblamiento de la 
enzima.  
c) El tercer mecanismo es la competición entre iones metálicos y sustratos para ocupar 
los sitios de unión de la enzima. 
Para verificar el tipo de inhibidor en función a su competitividad con el sustrato, se linearizan 
los valores obtenidos del ajuste de Michaelis-Menten, empleando la regresión de Lineweaver-
Burk, en donde se grafican los recíprocos de la concentración de sustrato (1/ [S]) y velocidad 
(1/Vo). 
Con base a los datos obtenidos por estas cinéticas y al comportamiento de las pendientes 
observadas en la gráfica de Lineweaver-Burk se ha determinado que el tipo de inhibición 
causada por el mercurio(II) es de tipo mixto, acercándose más al tipo no competitivo. 
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CAPITULO 3 
 
FABRICACIÓN DE BIOSENSORES, 
CARACTERIZACIÓN ELECTROQUÍMICA Y 
DETERMINACIÓN DE CONSTANTES 
CINÉTICAS 
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FABRICACIÓN DE BIOSENSORES, CARACTERIZACIÓN 
ELECTROQUÍMICA Y DETERMINACIÓN DE CONSTANTES CINÉTICAS 
Introducción 
 
Un biosensor es un dispositivo que cuenta con dos partes básicas, una molécula biológica de 
reconocimiento y un transductor que llevará la señal análoga hasta el dispositivo electrónico. 
Dentro de las principales moléculas de reconocimiento biológico se encuentran las enzimas, ya 
que existen varias ventajas asociadas, como son alta selectividad, su actividad catalítica y las 
condiciones suaves de reacción [62,63]. 
Para lograr exitosamente el desarrollo de un biosensor es necesaria la inmovilización de 
enzimas. Estas moléculas catalizan selectivamente la reacción de un analito; modificando el 
medio donde se lleva a cabo la reacción, siendo necesaria la estabilización de la enzima en la 
superficie del electrodo para mejorar su eficiencia [64].  
Las técnicas de inmovilización enzimática se centran en soportar una enzima en una superficie, 
con la finalidad de reutilizar la enzima, o bien, restringirla. Existen cuatro tipos generales de 
inmovilización de enzimas: Enlace covalente, Adsorción, Atrapamiento y  Reticulado. 
La inmovilización por reticulado es un proceso en el cual se unen químicamente dos o más 
moléculas  mediante enlaces covalentes. Los reactivos empleados para este proceso poseen 
grupos funcionales específicos en sus extremos con la finalidad de unirse sobre proteínas y 
otras moléculas. 
Uno de los reticulantes más empleados para inmovilización de enzimas es el glutaraldehido 
(Figura 9), que ha sido utilizado ampliamente en la fabricación de dispositivos médicos, 
bioprótesis de tejidos y como agente esterilizante. Este reticulante reacciona principalmente 
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con grupos aminos de proteínas [65], por lo cual es utilizado directamente en la inmovilización 
de enzimas. 
 
 
Figura 10. Molécula de glutaraldehido. 
Los biosensores se clasifican por los parámetros de medición del transductor, ya sea térmico, 
óptico, electroquímico, etc. Muchos biosensores emplean técnicas electroquímicas para 
debido a su fácil construcción y bajo costo [66]. 
Además de elegir apropiadamente el método de inmovilización es necesario realizar una 
selección de la enzima como molécula de reconocimiento. En el desarrollo de biosensores 
electroquímicos se requiere que la enzima sea estable bajo las condiciones de operación, es 
decir, posea una buena estabilidad [67], para este fin se han empleado diversas 
oxidorreductasas, proponiéndose en este trabajo el uso de laccasa de Trametes versicolor de 
Trametes versicolor.  
Las oxidorreductasas son prácticamente la única familia de enzimas con la capacidad de 
catalizar el consumo y producción de especies electroactivas, como es la oxidación del sustrato 
en presencia de oxigeno molecular, reduciéndose a H2O2 [68]. 
Las técnicas electroanalíticas pueden ser empleadas en el estudio de diferentes aspectos de las 
enzimas, como su actividad enzimática, inhibidores y química de su sitio activo. Una de las 
técnicas más empleadas para la cuantificación de analito empleando biosensores es la 
amperometría, hablando entonces de biosensores amperométricos. 
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Los biosensores amperométricos son dispositivos que miden la corriente producida de la 
oxidación o reducción de un elemento electroactivo, lo cual permite su cuantificación analítica 
[69], dando como resultado una señal proporcional a la cantidad de especies oxidadas o 
reducidas en el electrodo (Figura 11). El potencial se mantiene constante a través del electrodo 
de referencia durante la medición, mientras que se cuantifica la corriente generada por la 
oxidación o reducción del analito. 
En un biosensor el potencial de detección se selecciona de forma que el proceso no se limite 
por la cinética electroquímica, sino por la reacción enzimática; así, las gráficas de respuesta del 
biosensor en función del sustrato son parecidas a la gráfica de Michaelis-Menten (velocidad de 
reacción enzimática [68].  
 
Figura 11. Descripción gráfica de la operación de un biosensor enzimático empleando 
amperometría. 
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Resultados y discusión 
 
Para realizar la caracterización electroquímica se empleó un electrodo serigrafiado con tinta de 
grafito y Ag°/AgCl. Este electrodo posee una configuración de tres electrodos: electrodo de 
trabajo, electrodo de referencia y contra electrodo, como se muestra en la Figura 12. 
 
Figura 12. Electrodo serigrafiado contituidos por electrodo de trabajo y contraelectrodo en 
tinta de de carbono y electrodo de referencia con tinta de Ag°/AgCl. 
 
Para determinar el potencial de oxidación y reducción del ácido caféico se realizaron 
voltamperogramas cíclicos (Figura 14) en un medio de buffer de acetatos (0.1 M, pH = 4.5), a 
una velocidad de barrido de 0.1 V/s. El primer voltamperograma (línea roja) corresponde a un 
Electrodo serigrafiado sin ácido caféico,  llevándose a cabo un barrido de potencial desde 
potencial de corriente nula (0.0 mV) en dirección a potenciales positivos hasta 1000 mV, para 
posteriormente realizar una inversión de potencial, pasando por el potencial de corriente nula 
hasta llegar a -800 mV. Durante este intervalo de potencial no se observó ningún proceso 
electroquímico que pudiese intervenir con la medición del sustrato. Este barrido de potencial 
se realizó bajo las mismas condiciones empleando el electrodo de referencia externa (línea 
verde), mientras que para el electrodo de pseudoreferencia (línea azul) se realizó comenzando 
en potencial de corriente nula (0.0 mV) hacia potencial positivo (800 mV), regresando a 
potencial inicial y llegando a -800 mV.  
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Los potenciales de oxidación y reducción para cada una de las referencias (externa y 
pseudoreferencia) se muestran en la Tabla 2, observándose una diferencia tanto en valor de 
potencial de 0.224 mV, debido a que no existe el equilibrio termodinámico como en el 
electrodo de referencia [70]. Debido a esta diferencia, se impondrá un potencial de reducción 
de -300 mV para los estudios amperométricos.  
 
Figura 13. Reacción de oxidación y reducción electroquímica del ácido caféico que se lleva a 
cabo sobre la superficie del electrodo serigrafiado. 
 
Figura 14. VC de ácido caféico 2 mM, utilizando como referencia un electrodo  de Ag°/AgCl, 
la pseudoreferencia es el electrodo impreso con tinta de Ag/AgCl en el electrodo 
serigrafiado, a v = 100 mV/s en buffer de acetatos (0.1 M  pH = 4.5) a 30 °C. 
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Tabla 2.  Valores de potencial e intensidad de corriente para los picos de oxidación y 
reducción de ácido caféico en buffer de acetatos (0.1 M, pH = 4.5) a 30°C. 
 
 
Modificación de los electrodos 
Para la modificación del electrodo se empleó como técnica de inmovilización de la enzima la 
reticulación, produciéndose mediante esta técnica sensores robustos y con mejores 
parámetros analíticos [71]. Para su preparación se usó glutarladehido como reticulante, y 
temperatura (40°C) durante 20 h.  
 Se colocan 5µL de la solución de glutarladehido (2.5%) y enzima (4µg/µL) sobre el electrodo de 
trabajo, posterior a ello se colocan a temperatura bajo las condiciones antes mencionadas. 
 
 
Figura 15. Esquema de modificación del electrodo serigrafiado emplenado glutaraldehido y 
temperatura para la formación de la membrana. 
 
 
 
Tipo de referencia Pico de reducción Pico de oxidación 
E (V) I(µA) E (V) I(µA) 
Pseudoreferencia 0.385 63.5 -0.244 -27.4 
Referencia externa 0.703 70.8 0.0.20 -25.5 
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Determinación de parámetros cinéticos  
Para el caso de laccasa de Trametes versicolor de Trametes versicolor se analizaron cuatro 
sistemas, los cuales se pueden resumir en la Figura 16. En todos los casos se observa la 
reacción de óxido-reducción de los grupos fenólicos en presencia de oxígeno. 
 
 
Figura 16. Mecanismo de acción de los electrodos modificados enzimáticamente con laccasa 
de Trametes versicolor para la cuantificación de compuestos fenólicos (Ph y Q son 
compuestos fenólicos). 
 
Con el fin de conocer los parámetros cinéticos correspondientes a los sustratos estudiados 
(ácido caféico, hidroquinona, catecol y ácido gálico) se realiza la medición de la corriente 
producida por el proceso de óxido-reducción que se lleva a cabo en el sistema laccasa de 
Trametes versicolor-sustrato mediante amperometría. Para realizar los experimentos se ocupó 
un detector amperométrico BAS LC-4C, aplicándose un potencial de -300 mV al electrodo 
modificado enzimáticamente. En la celda electroquímica se colocó 5 mL de buffer de acetatos 
(0.1 M, pH = 4.5) manteniendo una temperatura de 30°C. Para los biosensores 
amperométricos, la corriente de reducción es proporcional a la concentración de sustrato 
presente en el medio [72] 
La cinética enzimática para el sistema laccasa de Trametes versicolor - ácido caféico se ajusta al 
modelo de Michaelis-Menten, mostrando un intervalo lineal a concentraciones de  4-27.2 µM, 
mostrando un ajuste lineal (R2) de 0.9941, mientras que los parámetros cinéticos obtenidos 
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para la enzima inmovilizada son Km’= 47.8 ± 0.7 μM y Vmax= 354.3 ± 1.6 μM/s, siendo la 
intensidad máxima leída de 306.7 nA. 
 
Figura 17. Determinación amperométrica de la cinética de Michaelis-Menten para la 
reducción de ácido caféico en buffer de acetatos (0.1 M, pH = 4.5) a 30°C 
 
En el caso del sistema laccasa de Trametes versicolor - hidroquinona se observa un ajuste al 
modelo de Michaelis-Menten, mostrando un intervalo lineal a concentraciones de  39.8-196.2 
µM, mostrando un ajuste lineal (R2) de 0.9742, mientras que los parámetros cinéticos 
obtenidos para la enzima inmovilizada son Km’= 240.1 ± 11.4 μM y Vmax=143.6 ± 2.2 μM/s, 
siendo la intensidad máxima leída de 135 nA. 
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Figura 18. Determinación amperométrica de la cinética de Michaelis-Menten para la 
reducción de hidroquinona en buffer de acetatos (0.1 M, pH = 4.5) a 30°C 
 
Empleando catecol como sustrato, la cinética de reacción con laccasa de Trametes versicolor se 
ajusta al modelo de Michaelis-Menten, mostrando un intervalo lineal a concentraciones de 0-
310.1 µM, mostrando un ajuste lineal (R2) de 0.9943, mientras que los parámetros cinéticos 
obtenidos para la enzima inmovilizada son Km’= 618.7 ± 26.8 μM y Vmax= 83.0 ± 1.1 μM/s, 
siendo la intensidad máxima leída de 74 nA. 
0
20
40
60
80
100
120
140
160
0 500 1000 1500 2000 2500
I (
n
A
)
[Hidroquinona] µM/L
Datos experimentales para hidroquinona
Ajuste a modelo de Michaelis-Menten
 
52 
 
Figura 19. Determinación amperométrica de la cinética de Michaelis-Menten para la 
reducción de catecol en buffer de acetatos (0.1 M, pH = 4.5) a 30°C 
 
Finalmente la cinética enzimática para el sistema laccasa de Trametes versicolor – ácido gálico 
presenta un ajuste al modelo de Michaelis-Menten, mostrando un intervalo lineal a 
concentraciones de 0-196.1 µM, mostrando un ajuste lineal (R2) de 0.9913, mientras que los 
parámetros cinéticos obtenidos para la enzima inmovilizada son Km’= 715.1 ± 58.1 μM y 
Vmax= 222.3 ± 3.6 μM/s, siendo la intensidad máxima leída de 229 nA. 
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Figura 20. Determinación amperométrica de la cinética de Michaelis-Menten para la 
reducción de ácido gálico en buffer de acetatos (0.1 M, pH = 4.5) a 30°C 
 
En la Tabla 3 se resumen los parámetros cinéticos arrojados de las pruebas amperométricas 
para laccasa de Trametes versicolor inmovilizada sobre el electrodo serigrafiado de carbono. 
Con base a ellos y a los datos obtenidos mediante los estudios espectrofotométricos se puede 
determinar que la enzima laccasa de Trametes versicolor posee una mayor afinidad hacia ácido 
caféico aun estando inmovilizada. 
Tabla 3. Parámetros cinéticos para laccasa de Trametes versicolor  para diferentes sustratos, 
llevándose la reacción en buffer de acetatos (0.1 M, pH = 4.5) a 30°C 
 
Sustrato Km’ (μM) Vmax (μM/s) Kcat (μMmL/μg) Kcat/Km’(µL/µg) 
Ácido caféico 47.8 ± 0.7 354.3 ± 1.6 17.72 ± 0.08 0.37 ± 0.11 
Hidroquinona 240.1 ± 11.4 143.6 ± 2.2 7.18 ±  0.11 0.02 ± 0.01 
Catecol 618.7 ± 26.8 83.0 ± 1.1 4.15 ± 0.05 0.01 ± 0.001 
Ácido gálico 715.1 ± 58.1 222.3 ± 3.6 11.11 ± 0.18 0.02 ± 0.003 
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Determinación  de mercurio(II) con el biosensor  
A partir del modelo de Michaelis-Menten es posible conocer los parámetros cinéticos Vmax y 
Km’. Conocer la contante de Michaelis es importante ya que a menores valores de Km‘ la 
reacción de formación de producto se ve favorecida, por lo cual la afinidad que presentan los 
sustratos probados de manera experimental es mayor en la siguiente manera: Ácido caféico > 
Catecol > Ácido gálico, de la misma manera que se comportaba la enzima libre en solución 
acuosa. 
Conociendo los parámetros cinéticos y conociendo cuál es el sustrato que presenta mayor 
afinidad hacia laccasa de Trametes versicolor inmovilizada se procede a determinar iones 
mercurio (II) en solución acuosa empleando este sensor para tal fin. 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
Figura 21. Grado de reacción enzimática como función de la concentración de ácido caféico 
para diferentes concentraciones de mercurio(II). 
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Como un biosensor inhibitivo, la cuantificación del mercurio(II) se realiza midiendo el 
decremento de la respuesta hacia el sustrato (ácido caféico), causado por la inhibición de 
mercurio(II) en la actividad enzimática. 
En la Figura 21 se pueden observas las gráficas de velocidad en función de la concentración de 
ácido cafeico (de 0 a 3166 µM). Se puede observar un decremento en la señal de cada gráfica 
cuando la concentración de mercurio aumenta, la señal que se produce cuando el sensor está 
libre de mercurio se toma como 100% de la respuesta del sensor, representada en la Figura 20 
como rombos azules.  
 
Figura 22. Gráfica de inhibición para el sistema laccasa de Trametes versicolor, con base a los 
valores de Vmax. 
 
El grado de inhición (Figura 22) se determinó empleando los valores de Vmax para cada 
concentración de mercurio, las cuales van de 0.2 a 1000 µM, observándose una inhibición 
máxima de 95% a una concentración de 1000 µM. 
Tomando la gráfica anterior se construyó una curva de calibración (Figura 23) basada en el 
porcentaje de inhibición en función de la concentración de mercurio empleando el electrodo 
modificado empleando el electrodo modificado, en el cual se mantiene la concentración de 
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laccasa de Trametes versicolor constante. Se muestra un rango lineal de 0 a 0.8 µM de Hg(II), 
con una correlación (R2) de 0.9956, lo cual indica un ajuste apropiado al de la línea recta, así 
como un límite de detección de 0.0729 µM. 
 
Figura 23. Curva de calibración para el grado de oxidación inicial de ácido caféico por 10 µg 
de laccasa de Trametes versicolor en función de la concentración de mercurio(II). Las 
cinéticas para monitorear la producción de cafeoquinona se realizó en buffer de acetatos 
(0.1M, pH = 4.5) 
 
 
 
La tabla 4 muestra la comparación de varios biosensores electroquímicos para detección de 
Hg(II) en solución acuosa. Todos ellos están basados en métodos electroquímicos (impedancia 
y amperometría principalmente), y la mayoría de ellos emplea como bioreceptor ADN para la 
detección del ion metálico, ya que en los últimos años se ha empleado como un receptor 
selectivo de mercurio(II), sin embargo son pocos aquellos que emplean enzimas durante el 
proceso de desarrollo, las cuales, a comparación de las técnicas empleadas en el desarrollo de 
biosensores basados en ADN, presentan técnicas más sencillas para su inmovilización en el 
electrodo, teniendo así mismo la robustez de poderse implementar sobre electrodos de 
carbono. 
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Tabla 4. Biosensores electroquímicos para cuantificación de Hg(II) encontrados en la 
literatura. 
 
Bioreceptor LD (µM) Intervalo lineal 
(µM) 
Ref. 
Invertasa 5 x10-7 5 x10-7 – 12.5 x10-
7 
[73] 
Oligonucleotidos --- 1 x 10-3 - 1000 [74] 
Hemina 
(oligonucleótido 
bifuncional) 
0.0005 0-1 [75] 
Endonucleasas 8.7 x10-8 1 10-7 - 5 10-4 [76] 
ADN 0.016x10-3 0.0001 - 0.001 [77] 
Catalasa 3.5 x10-8 5x10-8-2.5x10-6 [78] 
ADN 0.0004 0.0004 - 0.0064 
0.0064 - 0.0512 
[79] 
Laccasa 0.07 0-0.8 Este trabajo 
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CAPÍTULO 4 
 
CONCLUSIONES 
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CONCLUSIONES 
Mediante estudios espectrofotométricos UV-Vis, se logró la inhibición de laccasa de Trametes 
versicolor por iones mercurio(II), la cual se llevó a cabo mediante un modelo de inhibición 
mixta, la cual se acerca mayormente al modelo no competitivo. A su vez los sustratos 
empleados para la determinación espectrofotométrica (ácido cafeico, catecol y ácido gálico) se 
ajustan al modelo de Michaelis –Menten, siendo el ácido cafeico aquel sustrato al que la 
enzima Laccasa de Trametes versicolor  presenta mayo afinidad.  
La actividad enzimática se vio disminuida por efecto de iones mercurio(II) desde 
concentraciones bajas, colocándose en incubación por 2 minutos de contacto; éste tiempo de 
inhibición no muestra diferencias significativas a valores más altos. 
Para la cuantificación de Hg(II) se empleó la inhibición de laccasa de Trametes versicolor 
obteniéndose un límite de detección de 0.074 ± 0.003 mM con un intervalo dinámico lineal de 
0.05 – 0.6 mM de mercurio (R2 = 0.9893). 
El electrodo serigrafiado fue modificado empleando una solución de glutaraldehido al 2.5%, la 
cual fue mezclada con la enzima para su inmovilización sobre el soporte. Durante la 
caracterización electroquímica se determinaron los potenciales de reducción y oxidación 
electroquímica para ácido caféico en medio de buffer de acetatos (0.1 M, pH = 4.5), siendo 
estos de 0.385 y -0.244V respectivamente. Para los estudios posteriores mediante 
amperometría se empleó un potencial de trabajo de -0.3V. 
La reacción enzimática de laccasa de Trametes versicolor con ácido cafeico, catecol, ácido 
gálico e hidroquinona como sustratos, presentó un comportamiento michaeliano para cada 
uno de ellos. Por otro lado, la enzima sigue presentando una afinidad mayor hacia ácido 
cafeico respecto a los demás sustratos, siendo su Km 47.8 ± 0.7 y su Vmax de 354.3 ± 1.6. 
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La cuantificación de mercurio(II) se realizó midiendo el decremento de la respuesta hacia el 
sustrato (ácido caféico), causado por la inhibición de mercurio(II) en la actividad enzimática. 
Tomando como referencia los valores de Vmax para cada concentración de mercurio se 
construyó una gráfica de porcentaje de inhibición, siendo el máximo de 95% a una 
concentración de 1000 µM empleando ácido cafeico como sustrato en medio de buffer de 
acetatos (0.1 M, pH = 4.5). 
Con base en los resultados obtenidos de la curva de inhibición se desarrolló una curva de 
calibración mostrando un rango lineal de 0 a 0.8 µM de Hg(II), con una correlación (R2) de 
0.9956, lo cual indica que el sensor desarrollado presenta un rango de cuantificación apto para 
concentraciones del orden de parte por trillón, exhibiendo un límite de detección de 0.0729 
µM. 
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ANEXO 1 
Evaluación de la membrana 
 
Con el fin de determinar la concentración de glutaraldehido y la técnica empleada para 
inmovilizar la enzima, se realizaron pruebas que evalúan la intensidad de corriente y la 
linealidad para los procesos de inmovilización. 
Técnica A. Inmovilización en mezcla. 
1. Preparación de solución: Mezclar 50 µL Glutarldehido (5%), 40 µL Enzima 10 mg/mL, 
10 µL Buffer de Acetatos (0.1 M, pH = 4.5). 
2. Depositar 5 µL de solución Enzima-Glutaraldehido sobre el electrodo de trabajo. 
3. Colocar el sensor dentro de la estufa por 20 h a 40°C. 
4. Pasado este tiempo, retirar el electrodo y dejar enfriar previo a su uso. 
 
Técnica B. Inmovilización por capas. 
1. Depositar 5 µL de una solución de enzima 4 mg/mL en el electrodo de trabajo. 
2. Dejar secar el sensor en la estufa (40°C) por 15 min. 
3. Retirar de la estufa y colocar 5 µL Glutarldehido (2.5 y 5%) sobre el electrodo de 
trabajo. 
4. Colocar el electrodo en la estufa por 20 h a 40°C. 
5. Pasado este tiempo, retirar el electrodo y dejar enfriar previo a su uso. 
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Figura A1.1 Deposición de la enzima en el electrodo de trabajo. 
 
 
Figura A1.2 Formación de la membrana en la superficie del electrodo. Se observa de 
coloración blanquizca debido a la temperatura en que se encontraba, la cual se pierde al 
perder temperatura. 
Para cada técnica de inmovilización se probaron diferentes concentraciones de sustrato que 
van de 0 a 31 µM, realizando cada experimento por triplicado. La intensidad de corriente para 
cada punto depende primeramente de la concentración del sustrato y de manera secundaria 
de la capacidad del sustrato de alcanzar el sitio activo de la enzima. En la Figura A1.3 se 
muestran los datos experimentales obtenidos, donde se observa un aumento de intensidad de 
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para la técnica de inmovilización en mezcla, comparada con la técnica de inmovilización por 
capas. 
 
Figura A1.3 Evaluación de la modificación del electrodo empleando dos técnicas de 
inmovilización: por capas y en mezcla de enzima-glutaraldehido. 
Por otro lado también se puede concluir que 2.5% de glutaraldehido en la mezcla provee al 
sensor de una mayor intensidad de corriente comparada con aquel que contiene 5% de 
glutaraldehido en su composición. Debido a estos resultados se toma la técnica de 
inmovilización en mezcla para próximas modificaciones de los electrodos. 
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ANEXO 2 
Potenciostato-Galvanostato y Amperímetro 
 
Potenciostato-Galvanostato 
Las conexiones del potenciostato-galvanostato deben configurarse de diferente manera 
dependiendo del uso.  
 
Figura A2.1 Diagrama de un potenciostato-galvanostato [1] 
Existen dos modos básicos de la celda electroquímica:  
 Modo potenciostático: El equipo controla con precisión el potencial del contra 
electrodo (CE) contra el electrodo de trabajo (WE) de modo que la diferencia de 
potencial entre el electrodo de trabajo (WE) y el electrodo de referencia sea preciso al 
valor especificado.  
 Modo galvanostatico: El flujo de corriente entre el electrodo de trabajo y el contra 
electrodo es controlado. La diferencia de potencial entre el electrodo de referencia y 
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el electrodo de trabajo, así como la corriente entre el contra electrodo y el electrodo 
de trabajo es monitoreada de manera continua. 
 Modo PGSTAT: El potencial o la corriente especificados se controla precisamente en 
cualquier momento de la medición utilizando un mecanismo de realimentación 
negativa. 
 
Figura A2.2 Diseño de una celda de tres electrodos[1]. 
Los electrodos empleados en este tipo de celda (Figura A2.2) presentan funciones específicas: 
 Electrodo de trabajo. Lleva a cabo la reacción de interés o de estudio. El material de 
construcción, su tamaño y forma dependen de la aplicación. 
 Electrodo de referencia. Es un electrodo que tiene un potencial de electrodo estable y 
bien conocido, el cual se usa de referencia dentro de la celda para controlar y medir 
los potenciales de la misma. También la corriente que pasa a través del electrodo de 
referencia se mantiene cerca de cero gracias al uso del contra electrodo. 
 Contra electrodo. Se emplea para cerrar el circuito de la celda electroquímica. Se hace 
de un material inerte y generalmente no participa en la reacción electroquímica.  
 
Amperímetro 
Es un aparato de medida utilizado para medir la intensidad o corriente eléctrica. La unidad con 
la que realiza las medidas de corriente eléctrica es el amperio. 
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El amperio, es decir, coulombs/segundo, expresa la velocidad con la que sucede algo (reacción 
electroquímica).  
La diferencial de la ley de Faraday muestra la velocidad a la que los electrones se mueven a 
través de la interfaz solución-electrodo; la cual esta relacionada con la velocidad de la 
reacción. Así pues cuando medimos la corriente faradaica medimos al mismo tiempo la 
velocidad de la reacción electroquímica [2]. 
 
Figura A2.3 Detector amperométrico BAS LC 4C 
Los amperímetros poseen una resistencia shunt, la cual es una resistencia en paralelo. Con la 
presencia de diversas resistencias shunt, se puede construir un amperímetro con varios rangos 
o intervalos de medición. Los amperímetros tienen una resistencia interna muy pequeña (< 1 
Ohm), ya que de esta manera su presencia no disminuye la corriente medida de circuito 
eléctrico. De igual manera contienen un conversor analógico-digital para medir la caída de 
tensión en un resistor, empleando un microprocesador que arroja los datos de forma numérica 
digital. 
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